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Intodução: Nos anfíbios, a passagem das fases larvais para a forma adulta envolve 
um complexo processo de metamorfose, caracterizado por muitas modificações 
fisiológicas e comportamentais, que ocorrem de maneira gradual e estruturalmente 
muito semelhantes em todos os anuros. Durante a metamorfose, o tegumento sofre 
profundas mudanças e se torna cada vez mais complexo e elaborado, preparando o 
animal para a vida adulta e a defesa passiva, característica que pode ser muito bem 
evidenciada nos sapos. Objetivo: Estudar a pele, em particular as glândulas cutâneas, 
do sapo Rhinella granulosa, em diferentes estágios larvais, logo após a metamorfose, 
em juvenis e em adultos, através de técnicas histológicas e morfométricas. Métodos: 
Foram coletadas amostras de pele de vários estágios larvais de R. granulosa, 
provenientes do Semi-árido Nordestino (Caatinga), seguindo a classificação de Gosner 
(1960). Girinos inteiros e fragmentos de pele foram fixados em paraformoldeído 
tamponado e incluídos em historresina para microscopia de luz, e em Karnowsky, para 
microscopia eletrônica de varredura, e incluídos em resina epoxy para microscopia 
eletrônica de transmissão. As lâminas foram coradas por azul de toluidina-fucsina. 
Foram ainda realizadas a reações histoquímicas do ácido periódico Schiff (PAS), alcian 
blue, pH 2,0, azul de bromofenol e von Kossa. A morfometria foi feita através do 
Programa INSTAT Graph Pad, utilizando análise de variância não paramétrica de 
Kruskal-Wallis e os testes de Dunn ou de Mann-Whitney. Resultados: A pele dos 
girinos com duas camadas evolui e chega até seis camadas nos adultos. Grupamentos 
celulares percursores das glândulas epidérmicas começam a aparecer a partir do 
estágio 31, proliferando-se e invadindo a derme. A partir do estágio 41 já são 
observadas glândulas de veneno, muito semelhantes às encontradas nos adultos. 
Essas glândulas são sinciciais e envoltas por uma evidente camada de células 
mioepiteliais. Nos recém-metamorfoseados, as glândulas tornam-se maiores e a 
morfologia do produto de secreção analisada em microscópio eletrônico de transmissão 
é muito semelhante à dos adultos. Na região das macroglândulas parotóide, as 
glândulas granulosas se acumulam, dando início ao processo de aumento em número 
e tamanho que caracteriza a parotóide dos indivíduos adultos. Conclusões: As 
transformações cutâneas observadas na pele dos girinos parecem estar associadas à 
gradual adaptação ao ambiente terrestre, preparando o indivíduo para a defesa 



































 1. INTRODUÇÃO 
 
 Assim como os peixes, os anfíbios possuem ovos anamnióticos muito 
desprotegidos, característica basal que os diferencia dos répteis e aves, que 
possuem ovos amnióticos conferindo proteção contra a perda de água para o meio 
ambiente (Duellman & Trueb, 1994). O ovo estruturado dessa forma, permitiu a 
conquista total do ambiente terrestre. Em contraste, por possuírem ovos 
anamnióticos, os anfíbios dependem de ambientes aquáticos ou com umidade 
elevada e adequada para a manutenção vital do embrião, como ocorre com 
algumas espécies de anuros de ciclo totalmente terrestre (Pough, et al. 2004). 
De um modo geral, o ciclo de vida da grande maioria das espécies de 
anfíbios anuros define-se em duas fases: a fase larval, aquática, representada 
pelos girinos, e a terrestre, que é representada pelos adultos. Porém, nem todos 
os anuros têm essa vida dupla. Algumas espécies, são totalmente aquáticas 
continuando a viver na água após a metamorfose (Wells, 2007; Beweek, et. al. 
2012). Por outro lado, em outras espécies, do ovo já eclodem indivíduos na forma 
juvenil, inexistindo a fase aquática dos girinos (Bastos et al, 2003; Pasquali et al, 
2003). 
 Durante o desenvolvimento, os anfíbios passam por uma série de mudanças 
pós-embrionárias, de caráter estrutural, fisiológico, bioquímico e comportamental 
(Etkin & Gilbert, 1968; Dodd & Dodd, 1976; Gilbert & Frienden, 1981; Fox, 1984 
Toledo, 1986). Assim, apesar da relativa dependência da água das formas adultas 
perdurar por a toda a vida, ou pelo menos durante a fase reprodutiva, pode-se 
dizer que no geral, apresentam boa adaptação à vida terrestre, capaz de garantir a 
sobrevivência frente às pressões desse hábitat (Toledo & Jared, 1995). 
 
1.1  O TEGUMENTO 
 Talvez a mais importante adaptação na conquista do ambiente terrestre 
pelos anfíbios tenha sido o desenvolvimento tegumentar, responsável por diversas 
funções, não apenas de revestimento e proteção do corpo, mas também por 
funções respiratórias, sensitivas, transporte de íons, água e termorregulação 
(Heatwole, 1994). A complexidade da sua estrutura celular e extracelular reflete 
essas diversas funções. Durante o desenvolvimento larval e a metamorfose, o 
tegumento sofre profundas mudanças e vai se tornando cada vez mais complexo e 
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 elaborado até atingir a estrutura morfo-funcional do adulto (Duellman & Trueb, 
1994; Heatwole, 1994). 
A pele dos anfíbios adultos, assim como em todos os outros vertebrados, 
apresenta uma epiderme e uma derme bem características. A epiderme possui em 
torno de seis camadas, sendo a mais externa bem delgada e composta por células 
cornificadas, denominada de estrato córneo, onde, ocorre com uma certa 
regularidade um processo de descamação. Na camada basal da epiderme 
encontram-se células do estrato germinativo que dão origem a todas as outras 
camadas. A epiderme recobre a derme, que é composta de um estrato esponjoso, 
que é a região onde se desenvolvem células pigmentares e glândulas cutâneas 
características dos anfíbios, e um estrato compacto, composto basicamente por 
fibras de colágeno (Duellman & Trueb, 1994). Entre esses dois estratos existe uma 
camada acelular denominada de camada de Eberth–Katschenko, composta por 
fibras de colágeno e fibras elásticas, associadas a depósitos de cálcio 
(Katchburian et al. 2001; Mangione et al., 2011). Essa camada calcificada está 
presente exclusivamente nos anfíbios anuros e geralmente é associada à 
economia hídrica (Toledo & Jared, 1993). 
A epiderme dos anfíbios se forma quando células das camadas exteriores 
do embrião são delimitadas por uma membrana basal – a adepiderme – no início 
da fase larval (Weiss & Ferris, 1954; Utoh et al., 2000). A epiderme larval consiste 
de duas ou três camadas de células, podendo chegar a seis camadas no final da 
fase larval, no clímax da metamorfose. Novas células epiteliais se originam por 
divisões das células germinativas da camada basal. As células externas estão 
unidas por complexos juncionais, enquanto as mais internas unem-se através de 
desmossomos e hemidesmossomos à lâmina basal (Farquar & Palode, 1965).  
 Além de células epiteliais, a epiderme das formas larvais contém algumas 
células especializadas (Duellman & Trueb, 1994; Fox, 1994) que diferem em 
termos de estrutura, função e relações topográficas. Alguns tipos celulares diferem 
ainda quanto a seu tempo de origem e de duração. Assim, há células que 
desempenham importantes funções no início da vida larval e desaparecem antes 
que esta se complete enquanto que outros  tipos celulares estão presentes 
durante a fase larval e a vida adulta, sendo substituídos periodicamente ao longo 
de toda a vida (Duellman & Trueb, 1994; Fox, 1994). 
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  Algumas células dão origem às glândulas adesivas que ocorrem 
ventralmente nos embriões de anuros. Células alongadas em forma de garrafa, 
descritas na cabeça de embriões, degeneram pouco tempo após a eclosão do ovo. 
Em algumas células epidérmicas ocorre queratinização para formar estruturas 
raspadoras do aparelho bucal como dentículos dos girinos, estas estruturas se 
degeneram no clímax metamórfico (Heatwole, 1994). 
Em geral, a degeneração celular da epiderme larval ocorre por autólise (Fox, 
1981). Por exemplo, as células das glândulas de eclosão e das glândulas adesivas 
são provavelmente fagocitadas por macrófagos das circunvizinhanças. Da mesma 
forma, provavelmente a maior parte das células autolisadas remanescentes da 
parte externa das brânquias sofrem fagocitose (Duellman & Trueb, 1994). Nas 
fases larvais mais avançadas, os hormônios tireoidianos têm importante influência 
no remodelamento das estruturas da pele (Fox & Whitear, 1990; Denver, 2002).  
Durante a vida larval dos anfíbios a derme torna-se organizada e muitas 
estruturas aparecem ao longo da metamorfose, entre elas, glândulas cutâneas que 
nas formas adultas produzem uma grande variedade de substâncias, responsáveis 
pela lubrificação do tegumento e a defesa contra predadores e microrganismos 
(Duellman & Trueb, 1994; Edstrom, 1992; Zug, 1993; Stebbins & Cohen, 1995; 
Toledo & Jared, 1993, 1995). Essas secreções cutâneas, durante a evolução 
desses animais, devem ter contribuído de maneira fundamental para a sua 
sobrevivência no hábitat terrestre (Toledo, 1986; Toledo & Jared, 1995; Pough et 
al., 1996). As secreções são produtos de dois tipos básicos de glândulas de 
origem epidérmica localizadas na derme de todo o corpo, as glândulas mucosas 
(do tipo acinar simples) e as granulosas, de veneno  ou serosas que são sinciciais 
nos anuros (Hilton, 1948; Quay, 1972).  
 As glândulas mucosas são geralmente menores e ocorrem em maior número 
do que as granulosas (Patt & Patt, 1969; Toledo & Jared, 1995). As glândulas 
granulosas ou de veneno são as principais responsáveis pela defesa passiva que 
caracteriza os anfíbios (Toledo & Jared, 1995). Secretam uma série de 
substâncias geralmente muito tóxicas quando em contato com a mucosa bucal ou 
em contato direto com a circulação sangüínea de variadas espécies de 
vertebrados (Phisalix, 1923; Brodie Jr. et al., 1974; Nowak & Brodie Jr., 1978; 
Garton & Mushinsky, 1979; Toledo & Jared, 1995; Sakate & Lucas de Oliveira, 
2000; Conceição et al., 2007). Esses efeitos são bem conhecidos em cães que 
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 eventualmente mordem sapos (família Bufonidae), provocando reações locais e 
até mesmo óbitos por fibrilação cardíaca ventricular (Sakate & Oliveira, 2000). 
Além desses efeitos é bem conhecido o fato de que muitos microrganismos têm 
seu crescimento inibido em presença de certos componentes do produto das 
glândulas granulosas (Bevins & Zasloff, 1990; Spencer, 1992; Wechselberger, 
1998). 
 Nos anuros, as glândulas granulosas são sinciciais (Perez & Hindelang, 
1985; Toledo & Jared, 1995) e geralmente apresentam-se distribuídas em maior 
número na face dorsal dos animais. Podem ter distribuição mais uniforme mas, em 
alguns casos, agregam-se em pequeno número formando as “verrugas 
glandulares” (Elias & Shapiro, 1957). Podem ainda agregar-se em grande número, 
formando protuberâncias tais como as glândulas parotóides e paracnêmicas dos 
bufonídeos e hilídeos (Hostetler & Cannon, 1974; Cannon & Hostetler, 1976; 
Cannon & Palkuti, 1976; Duellman & Trueb, 1994; Toledo & Villa, 1987; Toledo et 
al., 1992; Antoniazzi et al., 2013) ou as lombares de alguns leptodactilídeos e 
outras famílias afins (Toledo & Jared, 1986; Toledo & Jared, 1995; Toledo et al., 
1996; Lenzi-Mattos, et al. 2005).  
O sincício das glândulas granulosas espalhadas pelo corpo dos animais é 
rico em grânulos responsáveis pelo armazenamento de secreções altamente 
tóxicas (Toledo et al., 1992; Delfino et al., 1999; Lacombe et al., 2000; Delfino et 
al., 2001). Após a secreção ser liberada dos alvéolos glandulares, os sincícios 
secretores iniciam um processo de regeneração, que pode variar de poucas horas 
a alguns dias, dependendo da espécie de anfíbio, até que o conteúdo do interior 
glandular seja reconstituído (Toledo et al., 1992). 
Dentre os acúmulos glandulares, denominados por Toledo & Jared (1995) 
como macroglândulas, os mais conhecidos são as parotóides dos sapos. As 
parotóides apresentam-se com muitos poros visíveis a olho nu, por onde é 
eliminado o veneno, geralmente de aspecto leitoso. Cada poro corresponde a uma 
glândula sincicial de grandes proporções que secreta o veneno (Chen & Chen, 
1933; Ribeiro de Souza, 1952; Toledo & Villa, 1987, Toledo & Jared, 1995; Jared 
et al, 2009; Mailho-Fontana et al., 2014). Esse veneno em geral é composto por 
proteínas, peptídeos, aminas biogênicas, esteróides, bufadienolídeos, e alcalóides, 
variando em quantidade conforme a espécie e hábitat onde vivem (Clarke, 1997; 
Sciani et al., 2013).  
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 As macroglândulas parotóides são em geral muito evidentes e posicionam-
se simetricamente na região pós-orbital. Essa  localização possibilita uma defesa 
passiva contra predadores que, ao abocanharem o animal, ativam o seu sistema 
de expulsão de veneno (Toledo et al., 1992; Toledo & Jared, 1995; Jared et al., 
2009, Mailho-Fontana et al., 2014).  
 
1.2 HÁBITAT 
 Rhinella granulosa (Spix, 1824), até recentemente, era considerada 
como subespécie do grupo Rhinella granulosa, de ampla distribuição geográfica na 
América do Sul e abrangendo diferentes biomas (Gallardo, 1965). A partir das 14 
subespécies propostas por Gallardo (1965), Narvaes & Rodrigues (2009), 
baseados em diferenças morfológicas e morfométricas, identificaram 12 espécies 
no grupo, ficando a espécie Rhinella granulosa restrita à região nordeste, 
predominantemente no domínio das caatingas, compreendendo Minas Gerais, 
Bahia, Espírito Santo, Alagoas, Ceará, Paraíba, Pernambuco, Piauí, Rio Grande 
do Norte e Sergipe (Pramuk, 2006; Narvaes & Rodrigues, 2009). As dimensões do 
indivíduo adulto variam de 3 a 7 cm de comprimento rostro-cloacal (CRC) e, 
diferentemente das demais espécies da família Bufonidae, as glândulas parotóides 
são menores e difíceis de se observar em animais jovens (Lima et al., 2007). É 
uma espécie de hábitos semifossórios, pelo menos nas regiões de Caatinga e 
apresenta reprodução explosiva, geralmente em poças temporárias depois de 
fortes chuvas, formando agregados que geralmente não duram mais de 1-2 dias 
(Narvaes & Rodrigues, 2009). O tempo de desenvolvimento das larvas é em torno 
de 30 dias.  
A região de Caatinga é caracterizada por longos períodos de seca e curtos 
períodos definidos de chuva, limitando o tempo de permanência de corpos d´água 
(Fig. 1 A e B) como lagoas e poças, fatores determinantes para o ciclo de vida da 
fauna e flora da região, em especial dos anfíbios que dependem da água para 
completarem seu ciclo de vida, como é o caso da espécie Rhinella granulosa. 
Outra característica dessa região, são as altas temperaturas que interferem 
principalmente nos animais ectotérmicos nos processos fisiológicos em geral 
(Wells, 2007). 
No desenvolvimento dos girinos de R. granulosa, fatores abióticos como 
temperatura e volume de água parecem não interferir quando analisados 
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 simultaneamente, porém o fator temperatura por si só, se mostrou mais 
determinante, em temperaturas mais elevadas, dentro de um máximo tolerável, 
podendo acelerar o desenvolvimento dos girinos (Maciel & Juncá, 2009). A 
temperatura dos corpos d’água na Caatinga, principalmente nos de menor volume, 
tende a ser maior, possibilitando uma redução no tempo de permanência do 
animal na forma larval a fim de permitir que saiam da água antes que esta seque 
por evaporação. A migração dos jovens recém-metamorfoseados se dá em 
grandes massas de indivíduos que simultaneamente se adentram no ambiente 
terrestre. Esse movimento se dá preferencialmente durante as primeiras horas da 
manhã, período em que a umidade sobre a superfície do solo é maior (Navas et 
al., 2007). 
A relação dos animais com o meio ambiente ocorre de forma intrínseca, 
através da integração entre vários fatores bióticos e abióticos. Nesse contexto, as 
espécies desenvolvem adaptações fisiológicas e comportamentais que garantem a 
sua sobrevivência. No caso dos anfíbios, o tegumento  que representa o maior 
órgão de contato com o meio ambiente e adquire funções muito particulares de 
proteção do organismo e de interação e intercâmbio com o meio, através de 
equilíbrio hídrico, troca iônica, e muitos outros (Devuyst et. al.,1991; Ehrenfeld & 
Klein, 1997; Haslam et al., 2013 ) 
Por terem essas características tegumentares, e pela sua dependência por 
ambientes úmidos ou palustres, os anfíbios em geral são animais mais sensíveis 
às atividades antrópicas, onde as pressões das mudanças ambientais muitas 
vezes podem levar certas espécies de anfíbios à extinção. Apesar das secreções 
cutâneas dos anfíbios terem propriedades contra a ação de microorganismos, 
desequilíbrios nas condições do ambiente (Voyles et al.,2007), como por exemplo 
a maior incidência de radiação ultravioleta (Macías, Marco e Blauustein, 2007) ou 
o contato direto com níveis acima do tolerável de substâncias tóxicas dissolvidas 
na água ou no solo (Orton & Routledge, 2011; Paisio et al., 2009; Lutz & Kloas, 
1999), podem levar os animais à uma condição de stress, facilitando o 
desenvolvimento dos patógenos. Por estas razões, os anfíbios se prestam muito a 
serem utilizados como bioindicadores de ambientes alterados (Hopkins, 2007). 
No caso específico da Caatinga, os anfíbios são especialmente susceptíveis 
aos processos de mudanças climáticas que ameaçam a região, causados por 
alterações na periodicidade de chuvas que alteram a disponibilidade de recursos 
7 





1.3.1 Objetivo geral 
 
Neste trabalho objetivamos descrever morfologicamente as modificações na 
estrutura tegumentar durante o desenvolvimento de Rhinella granulosa (Amphibia, 
Anura, Bufonidae), dando especial ênfase no desenvolvimento das glândulas 
cutâneas e nas macroglândulas parotóides. 
 
 
1.3.2 Objetivos específicos 
 
Descrever histologicamente e histoquimicamente e por meio de microscopia 
eletrônica de transmissão a pele de larvas entre os estágios 25 e 46 (Gosner, 
1960) , de  animais recém-metamorfoseados, de juvenis e de adultos; 
Analisar por meio de microscopia eletrônica de varredura a superfície 
cutânea e cortes transversais da pele de indivíduos nas mesmas fases acima 
citadas;  
Realizar, por meio de cortes histológicos, a morfometria da pele de 
indivíduos nos diversos estágios de desenvolvimento, comparando os resultados 

















































 Neste trabalho foram utilizados exemplares larvais, em diversos estágios de 
desenvolvimento, recém-metamorfoseados e juvenis de Rhinella granulosa (Spix, 
1824), da família Bufonidae, coletados em região de Caatinga no estado do Rio 
Grande do Norte, RN, Brasil, em períodos de chuvas (IBAMA-02027.023238/2003; 
licença: 0110/2004 – CGFAU/LIC; IBAMA-02027.023238/03-91; licença 107/05 
IBAMA/RAN). Utilizamos também animais adultos anteriormente coletados na 
mesma localidade e período do ano, cujo material já se encontrava no Laboratório 
de Biologia Celular do Instituto Butantan processado para microscopia de luz. Os 
animais, quando não utilizados inteiros (como foi o caso dos estágios larvais) 
foram fixados em formaldeído 10%, conservados em etanol 70% para posterior 
tombamento em coleção zoológica.  
Os exemplares larvais foram classificados em estágios, com o auxilio de um 
estereomicroscópio (Olympus SZ/LG-PS2), de acordo com a tabela de Gosner 
(1960) (ver anexo 22). Para cada animal foi feita a medida do comprimento rostro-
cloacal (CRC). 
O quadro 1 indica o número de animais utilizados em cada procedimento, 
























    
       
 
*Para o presente estudo, o mesmo indivíduo foi utilizado, quando possível, em 
diferentes metodologias.   
 
Quadro 1 – Números de indivíduos em estágios larvais (Gosner, 1960), recém-
metamorfoseados, e juvenis. ML, Microscópio de luz; MET, microscópio eletrônico de 






ML* MET* MEV* M* 
25 1
 
1 1 - 
26 2 1 - 2 
27 1 1 1 - 
30 2 - - 2 
31 1 1 1 1 
33 1 - - - 
36 1 - - - 
40 1 - - 1 
41 2 1 - 2 
43 2 1 1 2 
44 1 1 - 1 
Recém-metamorfoseado 
(CRC= 8 mm) 
1 - 1 - 
Juvenil ( CRC= 12 mm) 1 - 1 1 
Juvenil  ( CRC= 14 mm) 2 2 1 2 
Juvenil ( CRC= 20 mm) 1 - 1 - 
Adulto ( CRC= 60 mm) 3 - 2 3 
Total 23 9 10 18 
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 2.1.1 Eutanásia fixação dos animais 
Todos os animais em fase de desenvolvimento foram coletados e 
sacrificados no campo, logo após a coleta. Os animais nas fases aquáticas foram 
sacrificados por meio de dose letal de anestésico tricaína metanosulfato (MS222) 
na proporção de 2-3g/L. Os animais metamorfoseados, receberam uma dose letal 
intraperitonial de tiopentato de sódio (Thiopental sódico), na concentração de 100 
mg/kg. Após a constatação da morte os espécimes foram imersos em uma solução 
fixadora de paraformaldeído a 4% em tampão PBS 0,1 M, pH 7,2 ou em solução 
fixadora de Karnowsky. Após serem trazidos para o Laboratório de Biologia Celular 
do Instituto Butantan, foram mantidos em geladeira até o momento do 
processamento. A metodologia está aprovada pela Comissão de Ética em 
Pesquisa do Instituto Butantan e da UNIFESP, conforme CEUAIB-893/12 e CEUA 
696447, respectivamente.  
 
2.2 Histologia 
 Os girinos foram separados em partes para o estudo histológico, 
como corpo, cauda, cabeça (corte sagital dividindo em dois lados, esquerdo e 
direito), ou foram processados inteiros. O procedimento foi realizado de acordo 
com o seguinte protocolo: 
- Desidratação em série alcoólica crescente (70%, 95% e 100%); 
- Pré-embebição em solução A (Anexo 2) e álcool 100% (1:1) por 2 horas 
em rotação; 
- Embebição em solução A pura, mantidas "overnight" em rotação; 
- Inclusão em solução B (Anexo 3), em cápsulas de gelatina nº 0 e 1 e em 
moldes próprios para historresina, recobertos com parafilme.  A polimerização 
ocorreu à temperatura ambiente. 
Seguiu-se a trimagem dos blocos e a obtenção de cortes de 3 µm de 
espessura, no caso da análise histológica, e de 3-5 µm de espessura no caso do 
estudo histoquímico. Os cortes obtidos em um micrótomo (Microm HM 340 E) 
utilizando-se navalhas de vidro, foram distendidos sobre gotas de água destilada 
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 sobre lâminas histológicas deixadas para secar em placa quente 
(aproximadamente 50ºC). 
 
2.2.1 Coloração para observação geral dos cortes 
Coloração básica para materiais emblocados em historresina. 
2.8.1 Azul de Toluidina-Fucsina (Junqueira, 1995) 
1. Corar com Azul de Toluidina a 0,1% (Anexo 4) por cerca de 3 minutos; 
2. Lavar em água corrente; 
3. Corar com Fucsina básica a 0,05% (Anexo 5) por cerca de 30 segundos; 
4. Lavar em água corrente e secar; 
5. Montar a lamínula com Entellan®  Merk. 
 
2.2.2 Histoquímica 
 Este estudo teve por finalidade um primeiro reconhecimento da natureza 
química das estruturas contidas nas amostras. Foram realizadas as seguintes 
reações histoquímicas, de acordo com Bancroft e Stevens, 1996: Ácido periódico-
Schiff (PAS) e Alcian Blue (AA), em concentrações diferentes de pH, e método 
combinado PAS + AA (Pearse, 1985; Kiernan, 2001), para a identificação e 
localização de mucossubstâncias de natureza neutra (PAS) e ácida (AA); Azul de 
Bromofenol (AB) para indicar a presença de proteínas de uma maneira geral. Para 




 2.2.2.1 Descrição dos métodos. 
2.2.2.2 Método do ácido periódico de Schiff (PAS) 
1.Imergir em solução aquosa de ácido periódico 1% (Anexo 6) por 20 minutos; 
2.Lavar rapidamente em água destilada; 
3.Tratar com reativo de Schiff (Anexo 7) por 30 minutos; 
4.Lavar 3 vezes em água sulfurosa (Anexo 8) por 3 minutos; 
5.Lavar por 30 minutos em água corrente; 
6.Secagem em placa aquecida. 
7.Montar a lamínula com  Entellan®. 
Deve corar polissacarídeos (glicogênio) na cor púrpura.  
 
2.2.2.3 Método do alcian blue (pH 2,5)  
1.Deixar por 20 minutos em solução de Azul de Alcian a 1% dissolvido em ácido 
acético a 3% que resultará em pH 2,5 (Anexo 9); 
2.Lavar em 2 banhos de ácido acético a 3% (Anexo 10) em água corrente; 
3.Montar em Entellan. 




 2.2.2.4 Método do azul de bromofenol 
1.Imergir as lâminas com os cortes em solução de Azul de Bromofenol (Anexo 11) 
por 15 minutos; 
2. Diferenciar em três banhos de ácido acético a 0,5% (Anexo 12); 
3. Lavar em água destilada e em tampão PBS pH 7,2 (Anexo 13);  
4. Montar em Entellan. 
 
2.2.2.5 Método de  von Kossa para cálcio 
1. Imergir os cortes em solução de nitrato de prata a 5% sob luz forte por 40 
minutos; 
2. Lavar em água destilada por 1-2 minutos;  
3. Reduzir a prata imergindo os cortes em solução de hidroquinona a 0,5% durante 
2 minutos, agitando; 
4. Tratar em solução de hipossulfito de sódio a 5% por 2 minutos;  
5. Lavar em água destilada; 
6. Contracorar com safrina a 0,5% (ver anexo 17) durante 20 segundos; 
7. Montar a lâmina em Entellan®.  
 
2.2.3 Obtenção das imagens  
 As imagens dos estágios larvais foram obtidas a partir de um 
estereomicroscópio Olympus SZ /LG-PS2. As micrografias dos cortes histológicos 
foram feitas ao microscópio Olympus BX51, utilizando a captura digital das 




 2.3 Processamento para Microscopia Eletrônica de Transmissão (MET) 
Fragmentos com cerca de 1mm2 do tegumento dos girinos e de animais 
juvenis foram cuidadosamente retirados com auxílio de tesoura oftálmica, fixados 
em solução de Karnowsky em tampão cacodilato 0,1M, pH 7,2, e pós-fixados em 
solução de tetróxido de ósmio 1% no mesmo tampão durante 1 hora. Após 
lavagem no tampão, seguiu-se imersão em solução de acetato de uranila 0,5% 
com sacarose 13,3% durante a noite, a 4ºC. A desidratação foi feita em série 
etanólica. Seguiu-se passagem em óxido de propileno, infiltração com mistura 1:1 
de óxido de propileno com resina do tipo epoxy durante 3 horas, e depois com 
resina pura, durante a noite, em rotação. Os fragmentos foram a seguir colocados 
em moldes de inclusão preenchidos com resina e levados à estufa a 60ºC para 
polimerização, durante 2 a 3 dias. 
Cortes ultrafinos (60-70 nm) foram coletados sobre grades de cobre, 
contrastados com solução aquosa de acetato de uranila 2% por 10 minutos e com 
citrato de chumbo (Reynolds, 1963) por 3 a 5 minutos e examinados no MET LEO 
906E (Zeiss, Germany). As imagens foram registradas em negativos ou foram 
capturadas por câmara CCD MegaView III através  do programa iTEM - Universal 
TEM Imaging Platform (Olympus Soft Imaging Solutions GMBh, Germany), e 
salvas em extensão TIF. 
 
2.4 Processamento para Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 
 Nesse tipo de microscopia foram observadas amostras de pele isoladas e 
animais inteiros ou divididos sagitalmente, no caso de estágios larvais e de 
indivíduos recém-metamorfoseados. Essas amostras já fixadas em Karnowsky por 
pelo menos 3 horas, foram lavadas em tampão cacodilato de sódio 0,1 M, pH 7,2 
(3 passagens de 15 minutos) e pós-fixadas em tetróxido de ósmio 1%, no mesmo 
tampão, por uma hora. Seguiu-se nova lavagem no tampão por três vezes de 15 
minutos. A limpeza foi feita em equipamento de ultrassom na frequência de 40 Hz 
durante 5 minutos, colocando as amostras diretamente no produto de limpeza de 
nome “Veja Limpeza Pesada”, cuja base é o alquil benzeno sulfonato de sódio. O 
enxague foi realizado através de quatro banhos de três minutos cada, em água 
destilada no ultrassom com a mesma frequência. A limpeza foi acompanhada em 
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 lupa estereoscópica para avaliar possíveis detritos que poderiam estar presentes 
nas amostras; quando necessário, o procedimento de limpeza foi repetido. Seguiu-
se desidratação em série etanólica. 
 
 2.4.1 Ponto crítico, Sputtering e MEV 
O processo de secagem através do método de ponto crítico, utiliza o dióxido 
de carbono (CO2) como substância de transição na passagem do estado líquido 
para o gasoso, em condições aproximadas de temperatura e pressão de 40ºC e 73 
atm. Foi utilizado para esse fim, o equipamento marca Leica modelo EM CPD 030. 
Em seguida, os materiais foram adequadamente montados sobre discos-
suporte de alumínio, com diâmetro em torno de 10mm. Os materiais assim 
montados, foram levados para o processo de metalização por sputtering, que 
consiste em depositar de forma controlada uma fina camada de ouro sobre o 
material. Para essa finalidade foi utilizado o equipamento da marca Leica modelo 
EM SCD 050.  Após este processo, os suportes com as amostras metalizadas 
foram levados ao microscópio eletrônico de varredura da marca FEI modelo 
Quanta 250, na modalidade de alto vácuo. 
 
2.5 Morfometria  
Cortes histológicos da pele de R. granulosa foram obtidos nas seguintes 
fases de desenvolvimento: a) estágios larvais 25, 26, 30, 31, 41, 43 e 44 (Gosner, 
1960); b) animais juvenis com CRC 12 e 14; c) animais adultos. Uma vez que não 
ocorrem modificações notáveis na pele do girino de um estágio para outro, 
decidimos agrupar os animais dos estágios larvais em 4 grupos para as análises 
morfométricas, ou seja: a) estágios 25-26; b) estágios 30-31; c) estágios 40-41; d) 
estágios 43-44. Os animais juvenis com CRC 12 e 14 também foram agrupados. 
 Os parâmetros morfométricos analisados foram: espessuras da pele total, 
da epiderme, da adepiderme, da derme, estrato esponjoso e estrato compacto; 
eixos maior e menor das glândulas granulosas e mucosas; densidade numérica 
das glândulas mucosas e granulosas por 10 mm de comprimento da pele. Nos 
animais juvenis e nos adultos, essas medidas foram feitas para a pele ventral e 
para a pele dorsal, separadamente. 
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 Para cada grupo da fase larval, da fase juvenil e adultos, foram analisados 3 
animais. Para cada animal, foram feitas 30 medidas de espessura da pele total, da 
epiderme e da adepiderme e, no estágio 44, da derme, totalizando 90 medidas de 
cada parâmetro por grupo.  
O número de perfis de glândulas granulosas e de glândulas mucosas foi 
estimado em cerca de 10 mm de comprimento de pele, para cada animal adulto e 
juvenil.  As estimativas foram feitas em cortes histológicos não seriados, tendo um 
intervalo entre eles de pelo menos 100 µm. 
Nos animais juvenis e adultos foram medidos o comprimento e largura das 
macroglândulas parotóides com auxílio de um paquímetro, sob estereomicroscópio 
e medidas de largura e comprimento das unidades acinares sinciciais, nas 
imagens obtidas ao ML ou ao MEV. 
As imagens para mensurações foram obtidas no microscópio de luz 
Olympus BX51, utilizando a captura digital das imagens obtidas através de uma 
câmera CCD Olympus (Q Color 5) e do programa Image-Pro Express, através do 
qual foram feitas as medidas morfométricas. Essas medidas foram analisadas 
estatisticamente através do Programa INSTAT Graph Pad  utilizando análise de 














 3. RESULTADOS 
 
3.1 Observação e classificação das fases larvais.  
 
Os estágios 25-30 foram determinados através da relação comprimento/diâmetro 
do brotamento dos membros posteriores (Figs. 8-11). Nesses estágios não são 
observadas as brânquias externas que existiam nas fases embrionárias anteriores. O 
aparelho bucal já está desenvolvido apresentando fileiras de “dentes” labiais (Fig. 7). 
Os estágios 31-40 foram classificados através da diferenciação progressiva dos 
dedos dos membros posteriores. No estágio 31 a pata tem forma de pá (Fig. 10). Nos 
estágios subsequentes aparecem indentações que dão origem aos dedos (Fig. 11). 
Após o estágio 40, surgem as modificações mais marcantes: o comprimento total do 
animal diminui devido à reabsorção da cauda; as peças bucais modificam-se, os 
membros anteriores tornam-se visíveis através da pele que os envolve (Fig. 12) e a 
peça em forma de tubo, que já existia nos estágios anteriores, e por onde são 
expelidos os restos alimentares na região cloacal (Fig. 10), diminui gradativamente até 
desaparecer. 
As alterações tegumentares observadas possibilitaram o agrupamento dos  estágios 
de desenvolvimento da seguinte forma: 25 - 29; 30 - 36; 37 - 42; 43 - 44. Após o 
processo da metamorfose, que termina no estágio 46, dividimos os indivíduos para a 
análise do desenvolvimento da macroglândula parotóide em recém metamorfoseados 
com tamanho rostro-cloacal (CRC) entre 6 e 8 mm; juvenis entre 14mm e 20mm, e 
adultos com tamanhos entre 50 e 60mm, (Fig.14) conforme descrito no item 3.2 
“Resultados Morfológicos”. Os CRCs dos animais em estágio larval estão relacionados 
no Quadro 2.   
QUADRO 2 
Média e desvio padrão do CRC (mm) dos animais coletados em fase larval . 
Estágios 25 26 27 30 31 36 40 41 43 44 





 3.2. Resultados morfológicos  
 
3.2.1 Estágios 25 - 29 
 
Entre os estágios larvais 25-29, o tegumento é praticamente homogêneo entre 
as regiões ventral e dorsal do girino quando visto em corte transversal (Fig. 15).  O 
tegumento é formado  pela epiderme, com cerca de 14 µm de espessura, que consiste 
em apenas duas camadas de células, que se apoiam sobre uma lâmina basal 
espessada, chamada de adepiderme. Esta é uma região acelular, com cerca de 4 µm 
de espessura,  formada por fibras colágenas (Fig. 16) e pode ser vista, em maior 
detalhe em imagem por microscopia eletrônica de varredura (MEV), que mostra sua 
superfície filamentosa, organizada em camadas ortogonais (Fig. 17). Em cortes do 
tegumento examinados ao MEV é também possível a visualização das duas camadas 
que formam a epiderme, uma camada basal e uma mais superficial, ambas sobre a 
superfície da adepiderme,  (Fig. 18). Abaixo da adepiderme, encontra-se uma região de 
tecido conjuntivo frouxo, com poucos fibroblastos, vasos sanguíneos e melanócitos 
(Fig. 19). Entre as células da camada basal e a adepiderme, conforme observado em 
microscopia eletrônica de transmissão (MET), há um espaço onde se encontram 
corpos lamelares eletrondensos (Fig. 20).   
As células da camada basal, achatadas ou piramidais, emitem projeções 
citoplasmáticas, onde se apoiam as células da camada mais externa, ligando-as 
através de pequenos desmossomos, deixando amplas lacunas intercelulares (fig. 21), 
nesta mesma figura, pode-se observar um complexo juncional, característico das  
células epiteliais da camada externa. O núcleo da célula basal é alongado, e pode 
apresentar indentações; a cromatina é pouco condensada. No citoplasma encontram-
se algumas cisternas do retículo endoplasmático granular, filamentos intermediários, 
mitocôndrias e ocasionais grânulos eletrodensos com aproximadamente 30 nm de 
diâmetro, provavelmente lisossomos ou grânulos de queratohialina (Fig. 21). 
Hemidesmossomos ancoram as células basais à adepiderme (Fig. 20); partindo dos 
hemidesmossomos, observam-se filamentos secundários longos (tonofilamentos), que 
se agrupam formando alças, caracterizando as figuras de Eberth (Fig. 20). 
No estágio 26,  pode-se observar algumas células epidérmicas da camada mais 
externa em processo de mitose (Figs.23; 24 e 25).    
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 Essas células, observadas em cortes transversais ao microscópio de luz e ao 
MET, geralmente apresentam perfil triangular, e podem ser de 2 tipos:   
a) Com numerosos grânulos apicais, que se coram por azul de toluidina e por PAS 
(Figs. 26 e 27). Ao MET esses grânulos, com cerca de 800 nm de diâmetro, estão 
dispostos lado a lado e correspondem aos conteúdos filamentosos de vesículas 
secretoras que ainda não foram liberados para a superfície da pele (Fig. 22), como foi 
também observado ao MEV (Fig 32). Essas células apresentam citoplasma 
moderadamente eletrondenso, com grande quantidade de filamentos intermediários, 
principalmente na região apical e entre as vesículas secretoras (Fig. 29). O complexo 
de Golgi é moderadamente desenvolvido com vesículas secretoras em formação. 
Também se encontram mitocôndrias, cisternas estreitas do retículo endoplasmático 
granular, grânulos eletrondensos mais numerosos do que nas células basais. Ao MEV, 
essas células apresentam superfície poligonal irregular, com 4 a 6 arestas e com 10-12 
µm no eixo maior. A superfície celular mostra um retículo de micro-cristas que 
delimitam áreas aproximadamente circulares com diâmetros que variam entre 0,75 a 1 
µm de diâmetro (Figs. 32 e 33). Essas células, em geral apresentam um conteúdo 
finamente granular ou filamentoso (Fig. 33).  
b) Em menor número, encontram-se células ciliadas, coradas mais intensamente 
pelo azul de toluidina, localizadas principalmente na região anterior da cabeça (Fig. 30).  
Essas células apresentam núcleo basal alongado, citoplasma mais eletrondenso onde 
se observam corpúsculos e raízes basais de cílios, numerosas mitocôndrias e cisternas 
de Golgi achatadas; na região apical notam-se microvesículas eletrotransparentes e o 
plasmalema apical apresenta alguns microvilos e cílios em degeneração (Fig. 31).  Ao 
MEV, células com cílios longos ou com resíduos de cílios encontram-se dispersas entre 
as demais células superficiais (Figs. 34 e 35).  
Entre as células basais e as superficiais da epiderme, sem constituir uma nova 
camada, foram ainda observados outros tipos celulares ao ML e MET. 
a) Células intersticiais claras, semelhantes às chamadas Riesenzellen 
(Heatwole, 1994) (Figs. 36 e 37), maiores que as demais células da epiderme, com 10 
a 15 µm de altura,  com núcleo basal e citoplasma repleto de vesículas claras ou que 
se coram levemente por fucsina. Elas podem ser encontradas em posição paralela à 
adepiderme (Fig. 36) ou perpendicularmente, projetando-se para a superfície da 
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 epiderme, pressionando a camada mais externa (Fig. 37).  Algumas áreas da epiderme 
apresentam maior concentração dessas células. Ao MET, observa-se uma célula 
alongada,  em posição horizontal, cujo citoplasma é preenchido quase que totalmente 
por vacúolos claros, alguns deles fundidos entre si. Também ocorrem mitocôndrias, 
polirribossomos, além de pequenas e estreitas cisternas de retículo endoplasmático 
granular (Fig. 38). Essas células foram observadas durante o período larval, até o 
estágio 41 (Fig 39). Nessa figura pode ser observada a abertura para o exterior através 
de um poro formado entre 2 células apicais; na região basal do citoplasma se 
observam numerosas  mitocôndrias.  
b) Células de Merckel, com perfil arredondado ou ovalado, núcleo arredondado 
ou indentado e citoplasma relativamente estreito (Fig. 49). Estão unidas às células 
vizinhas por pequenos desmossomos. No citoplasma são encontrados em grande 
quantidade de grânulos com diâmetros entre 80 – 130 nm, com centro eletrondenso, 
semelhantes a grânulos de neurotransmissores. Onde há maior concentração desses 
grânulos junto à membrana plasmática, pode-se notar sinapse com uma terminação 
nervosa ( Fig. 49). Ocasionalmente são observadas células em degeneração (Fig. 50).  
 
3.2.2 Estágios 30 - 36 
Aproximadamente, a partir do estágio 31, não são mais observadas células ciliadas 
e, na camada mais externa da epiderme notan-se, que as células vão se tornando mais 
achatadas e mais densas. Ao MET, a camada epidérmica externa mostra condensação 
dos microfilamentos (Fig. 29) e lise ou picnose de organelas; das vesículas secretoras 
apicais permanecem as cavidades, com resíduos de secreção, delimitadas por colunas 
eletrondensas que apresentam pequenos microvilos densos (Fig 29 inserto).  As 
células apoiadas sobre a lâmina basal são mais volumosas do que nos estágios 
anteriores. Melanócitos, repletos de grânulos, são mais frequentes abaixo da 
adepiderme e entre as células da epiderme. 
Em algumas regiões da epiderme, a partir do estágio 25, podem ser observadas  
pequenas concentrações de células, algumas em mitose, que correspondem ao início 
da formação das glândulas cutâneas (Figs. 40 e 41).   
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 Ao MEV, devido à descamação de algumas células epidérmicas superficiais, foram 
observadas estruturas formadas por células alongadas, dispostas radialamente  
(Fig.42), que provavelmente são análogas às da figura 41. 
 
3.2.3 Estágios 37 - 42 
Glândulas em diferenciação já podem ser observadas na epiderme, nos estágios 
40-41 (Fig.  44 e 45). Elas se aprofundam na adepiderme que vai se tornando mais 
frouxa e invadida por células do tecido conjuntivo adjacente, adquirindo 
progressivamente a configuração estrutural da derme. Glândulas granulosas já podem 
ser identificadas (Fig. 46) por apresentarem o interior com grânulos  relativamente 
grandes,  que se coram por azul de toluidina. Glândulas mucosas em diferenciação 
exibem uma luz delimitada pelas células secretoras que apresentam, no citoplasma, 
grânulos pequenos e densos, que se coram por azul de toluidina (Fig. 44). 
 
3.2.4 Estágios 43 – 44   
Nos estágios 43-44,  há um maior número de glândulas cutâneas diferenciadas. 
As glândulas granulosas ocorrem com maior frequência  na região cefálica e dorsal. 
Elas são envolvidas por uma camada de células mioepiteliais (Figs. 47, 48 e 52). O 
epitélio secretor é  sincicial, com núcleos na periferia da glândula. O citoplasma é 
denso com abundante retículo endoplasmático granular, e o liso em menor quantidade; 
mitocôndrias encontram-se dispersas e o complexo de Golgi é pouco desenvolvido 
(Fig. 51).  Numerosas vesículas ou grânulos vacuolizados, limitados por uma tênue 
membrana, atingindo 10 µm de diâmetro, muitos deles fundidos entre si, com conteúdo 
granular ou filamentoso são observados na região central da glândula, imersos na 
matriz sincicial (Figs. 51 e 52).  As glândulas mucosas são formadas por células com 
núcleos basais e citoplasma preenchido por grânulos que  apresentam reatividade para 
Alcian Blue (Fig. 55) e para  PAS (Fig. 56).  Numa mesma glândula podem ser 
encontradas células com grânulos com diferentes afinidades tintoriais (Fig. 55). Ao 
MET, o citoplasma das células secretoras mucosas  apresenta abundante cisternas do 
REG; numerosas vesículas ou grânulos  secretores preenchem a porção apical do 
citoplasma que delimita uma luz (Fig. 53).  Ambos tipos de glândulas, mucosa e 
granulosa, possuem um duto que se abre na superfície da epiderme através de um 
poro (Figs. 47 e 56).  
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 3.2.5 Recém-metamorfoseados e adultos 
Após a metamorfose, e nos animais adultos, as glândulas já estão  diferenciadas 
e maiores e distribuem-se por todo tegumento e vão se concentrando na região pós-
orbital  (Fig. 61). Na derme distinguem-se o estrato esponjoso e o estrato 
compacto que é formado por tecido conjuntivo denso, com fibras colágenas 
paralelas à pele (Figs. 59 e 60). Na pele ventral, o estrato compacto foi 
observado apenas nos animais adultos (Fig. 87). O estrato esponjoso, onde 
ocorrem fibroblastos, fibras colágenas, melanócitos, e vasos sanguíneos aloja as 
glândulas cutâneas. Entre o estrato esponjoso e o compacto, tanto na pele dorsal 
como na ventral, pode-se observar a camada de Eberth-Kathschenko, com cerca 
de 7 a 10 µm de espessura, de forma irregular e descontínua, que se cora em 
tom róseo pelo azul de toluidina e em negro pelo corante de van Kossa, 
indicando depósitos de cálcio (Figs. 87 e 88). 
Na região dorsal podem-se observar protuberâncias com glândulas granulosas 
volumosas contendo grânulos mais densos e menores do que em outras regiões da 
pele. Próximas a essas glândulas são encontradas pequenas glândulas mucosas, mais 
superficiais (Fig. 82). Na pele ventral  há maior ocorrência de glândulas mucosas e as 
glândulas granulosas são mais alongadas em sentido paralelo à epiderme, sendo  
também, uma região mais vascularizada apresentando maior quantidade de vasos 
sanguíneos (Fig. 63).  
Ao MET, as glândulas granulosas apresentam citoplasma sincicial muito 
eletrodenso (Figs. 72, 73). Os núcleos distribuídos na periferia do epitélio sincicial 
podem ser irregulares, indentados, com heterocromatina marginal. O citoplasma 
sincicial, diferentemente dos animais em estágio 44, está repleto de material finamente 
granular, e ribossomos livres, e mal se distinguem na periferia algumas organelas como 
mitocôndrias densas, muitas vezes envolvidas por membranas, e também alguns 
túbulos e cisternas achatadas (Fig. 74). Numerosas vesículas ou grânulos secretores, 
com diâmetros entre 2 - 8 µm, vacuolizados ou com estruturas lamelares ou 
filamentosas em seu interior, preenchem totalmente o interior da glândula, imersos na 
matriz sincicial (Figs. 72 e 73). As figuras lamelares das vesículas, em geral, estão 
associadas a uma estrutura arredondada ou ovalada, filamentosa, moderadamente 
eletrodensa (Fig. 75).  Em algumas glândulas, notam-se, na região periférica, entre os 
núcleos, diversos e pequenos vacúolos ou vesículas (Fig. 80).   
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 Algumas terminações nervosas puderam ser observadas entre as células 
mioepiteliais e o epitélio secretor sincicial (Fig. 79). Na pele ventral, os grânulos de 
secreção das glândulas granulosas apresentaram poucas figuras lamelares (Fig. 73).  
As glândulas mucosas, são formadas por células secretoras com núcleo basal, 
abundante retículo endoplasmático granular, complexo de Golgi, mitocôndrias e 
grânulos de secreção; estes podem apresentar-se com conteúdo homogêneo 
moderadamente eletrodenso em algumas células, enquanto em outras são 
pleomórficos, com conteúdo misto, de eletrondesidade variável (Figs.76 e 77). 
A epiderme vai se tornando mais rugosa durante a metamorfose, a partir dos 
estágios 43-44 até a fase adulta. A região mais superficial da epiderme é formada por 2 
a 3 camadas de células achatadas, queratinizadas, com grande densidade eletrônica, 
em processo de descamação (Figs. 59, 65,66 e 68); alguns núcleos picnóticos, na 
camada mais externa concorrem para um aumento local da espessura das células 
queratinizadas (Fig. 65). Numerosos desmossomos concentrados podem ser 
observados unindo as interdigitações entre células achatadas (Fig. 66). Entre as 
células superficiais, que estão se destacando, e as células da camada inferior 
adjacente notam-se pequenas pontes unidas por ligações desmossômicas (Figs. 65 e 
66). Quando as ligações se rompem e as células superficiais se destacam, 
permanecem pequenas microvilosidades na nova camada mais externa que podem ser 
visualizadas ao MEV (Fig. 67). Nos animais adultos, a pele dorsal apresenta uma 
superfície muito rugosa, com sulcos e com protuberâncias cônicas dispersas que 
alojam uma ou mais glândulas granulosas e algumas pequenas glândulas mucosas. As 
protuberâncias são revestidas por células poligonais mais lisas do que as células que 
se situam na região basal que apresentam micro-rugosidades (Fig. 69). Poros, com 
diâmetros entre 10-12 µm são encontrados na região lateral das protuberâncias (Fig. 71). 
 
3.2.6 Parotóide  
 
Na região pós-orbital da pele, a partir dos estágios 43-44, vai ocorrendo 
gradualmente um processo de modificação estrutural devido à disposição, 
diferenciação e crescimento das glândulas granulosas acumuladas nessa região, 
dando origem às macroglândulas parotóides que são típicas dos adultos. 
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 Animais recém-metamorfoseados, com 6-8 mm de comprimento rostro-anal, 
apresentam a região da parotóide já definida caracterizada por uma concentração de 
glândulas granulosas, semelhantes às distribuídas pela pele, organizadas linearmente 
no plano de corte longitudinal (Figs. 89 e 93). Animais com comprimento de 14 mm, 
apresentam uma semelhança nessa região com os animais de 8mm (Figs. 90 e 94) 
porém essa estrutura já é um pouco maior. Nos animais com comprimento de 20 mm, 
já é observada uma estrutura mais próxima à dos adultos (Fig. 91). As unidades de 
armazenamento de produto de secreção das glândulas  granulosas na região da 
parotóide, são chamadas de ácinos. Com o crescimento do animal, as glândulas 
parotóides diferenciam-se internamente (Figs. 89-92).  Externamente ficam mais 
evidentes e suas dimensões bem como o número de unidades secretoras aumentam.  
Nos adultos, que medem de 50-60 mm de comprimento rostro-cloacal, as 
glândulas parotóides são mais definidas e salientes; apresenta em  sua superfície  um 
conjunto de protuberâncias cônicas (Fig. 96), semelhantes às que ocorrem na região 
dorsal sob as quais se encontram os ácinos sinciciais granulosos (Fig. 95). Em cortes 
longitudinais histológicos e ao MEV, podem-se observar perfis longitudinais de ácinos 
que ocupam toda a dimensão vertical da parotóide e também expansões de ácinos 
vizinhos que se acomodam nos espaços inter-acinares (Figs. 92 e 95). Glândulas 
granulosas e mucosas menores, apresentam dutos que se abrem próximos aos dutos 
dos ácinos granulosos, sugerindo uma associação entre eles (Fig. 105). Os ácinos 
granulosos são formados por um epitélio sincicial, cujos núcleos situam-se 
marginalmente (Figs. 103 e 104) . O citoplasma sincicial, é formado por uma matriz 
esponjosa (Fig. 97) que aloja os grânulos de secreção com diâmetros variados (Fig. 
98).  
Nos animais adultos, o diâmetro médio dos grânulos é em torno de 2 µm (Fig. 
102). Células mioepiteliais longas, inseridas na região basal dos ácinos de forma 
imbricada, envolvem os ácinos e podem ser observdas ao MEV (Figs. 99-101)  e em 
cortes histológicos (Fig. 104); na figura 99, observa-se a região basal de um ácino, cujo 
conteúdo secretor foi removido manualmente, com células mioepiteliais imbricadas. 
Logo abaixo da epiderme que recobre a parotóide, em cortes histológicos longitudinais, 
são notadas diversas pequenas glândulas granulosas e glândulas mucosas (Fig. 106).   
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 As células secretoras das glândulas mucosas apresentam-se positivas ao Alcian 
Blue, e ao PAS (Fig. 108). O conteúdo das glândulas granulosas, não reage ao Alcian 
Blue e nem ao PAS, tanto nas glândulas menores dispostas por toda a pele, como nos 




































































































































As espessuras da epiderme, da derme, e da pele total nos grupos larvais 
estão relacionadas na Tabela 2. A espessura da pele ao longo da fase larval 
aumenta. Entre os estágios 25 a 41, esse aumento é devido ao aumento tanto da 
espessura da epiderme e da adepiderme. Após o estágio 41 o aumento da 
espessura da pele deve-se à gradual diferenciação da derme. No estágio 44 a 
derme substituiu a adepiderme. 
 
TABELA 1 
Espessuras (µm) da pele total, epiderme, adepiderme e derme de R. 
granulosa nos estágios larvais 25-27, 30-31, 41 e 44. 
 
    






                 
 
Teste de Dunn - Diferenças significativas (p < 0.001) entre: (1-2); (1-3); (1-4); (2-3); (2-4); (5-6); (5-7);  
(6-8); (9-10);(9-11); (10-11).    
 
Nos animais metamorfoseados, com comprimento rostro-cloacal entre 12 e 
17 mm, a espessura da pele total, na região dorsal é maior do que a da pele 
















Pele 19,0 ± 2,5 1 26,8 ± 3,9 2 38,7 ± 6,5 3 42,6 ± 8,5 4 
Epiderme 14,2 ± 2,3 5 19,9 ± 3,9 6 20,2 ± 3,47 15,6 ± 4,9 8 
Adepiderme 4,8 ± 1,0 9 6,9 ± 1,4 10 13,9 ± 4,2 11 - 
Derme - - - 30,5 ± 7,6 
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 TABELA 2 
Espessuras (µm) da pele total, epiderme, derme, estrato esponjoso e 
estrato compacto em animais metamorfoseados com comprimento rostro-cloacal 






Teste de Mann-Whitney – Diferenças significativas (p<0.0001) entre: (1-2). 
 
 Nos animais adultos, a espessura da pele dorsal é maior do que a ventral 
(Tabela 4).  Há um pequeno aumento da espessura da epiderme ventral. A derme 
dorsal é mais espessa devido à presença de glândulas mais desenvolvidas no 
estrato esponjoso e crescimento em espessura do estrato compacto. 
 
TABELA 3 
Espessuras (µm) da pele total, epiderme, derme, estratos esponjoso e 






Teste de Mann-Whitney - diferenças significativas (p < 0,001) entre: (1-6); (3-8); (4-9). 
 
A espessura da pele dorsal dos adultos aumentou 73, 7% com relação aos 
animais com comprimento rostro-cloacal 12-17 mm devido ao aumento de ambos 
os estratos da derme. A espessura da epiderme também aumentou em 43%. 
 
 Pele total Epiderme Derme Esponjoso Compacto 
Dorsal 61,8±19,31 8,9±2,1 54,5±16,1 26,1±10,0 24,7±8,5 
Ventral 40,6±12,52 8,0±2,0 36,4±12,3 36,4±12.3 - 
 Pele total Epiderme Derme Esponjoso Compacto 
Dorsal 235,7 ± 38,2 1 20,5 ± 5,9 2 204,9 ±34,8 3 68,7 ± 19,9 4 143,4 ± 29,8 5 
Ventral 175,2 ± 58,2 6 22,3 ± 6,4 7 159,6 ±54,0 8 44,6± 18,5 9 115,2 ± 40,6 10 
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 3.4.2. Glândulas 
 Nas Tabelas 5 e 6, estão relacionados os comprimentos em µm, dos eixos 
maiores e menores das glândulas granulosas e mucosas dorsais e ventrais, dos 
animais metamorfoseados com CRC 12 a 17 mm e dos adultos.  
 
TABELA 4 




Pele Dorsal  Pele ventral 
Eixo maior Eixo menor Eixo maior Eixo menor 
metamorfoseado 12-17mm 60-127 31-69 48-105 27-90 




Eixos maior e menor (µm) das glândulas mucosas. 
 
 
As glândulas granulosas apresentam, em sua maioria, o eixo maior 
paralelo à superfície da pele e são maiores na região dorsal do que na ventral. 
Nos adultos, tanto as glândulas granulosas como as mucosas são maiores do 
que nos animais mais jovens.  As glândulas granulosas que se encontram nas 
protuberâncias da pele dorsal são maiores do que nas outras regiões da pele e 
medem entre 200-270 µm no eixo maior por 60-120 µm no eixo menor.  
 
Glândula Mucosa 
Pele Dorsal Pele ventral 
Eixo maior Eixo menor Eixo maior Eixo menor 
metamorfoseado 12-17 mm 31-53 20-32 27-60 21-35 
Adulto 40-121 25-73 39-80 22-52 
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 Na Tabela 7, encontram-se os números de perfis de glândulas mucosas e 
granulosas por 10 mm de pele dorsal e ventral de animais metamorfoseados com 
comprimento rostro-anal entre 12 e 17 mm e adultos.  
  
TABELA 6 
Número de perfis de glândulas granulosas (G) e mucosas (M) por 10 mm 






     




Teste de Dunn - diferenças significativas p < 0.001: (1-2); (7-8); (3-7); p < 0,01 (3-4); (1-5)  
 
3.4.3 No animal metamorfoseado com CRC 12 
 Tanto na região dorsal quanto na ventral, o número de perfis de glândulas 
granulosas foi maior do que o de glândulas mucosas.  Não houve diferença entre 
o número de perfis de glândulas granulosas da região dorsal comparada com a 
ventral nem entre o número de perfis de glândulas mucosas da região dorsal, 
comparada com a ventral. 
 
3.4.4 No adulto 
 
A pele ventral dos animais adultos apresentou maior número de perfis de 
glândulas mucosas do que granulosas. A pele dorsal dos animais adultos não 
apresentou variação entre número de perfis de glândulas granulosas e glândulas 
 GD MD GV MV 
comprimento rostro-
cloacal  12-17 mm 
19,6 ± 5,4 1 11,4 ± 4,4 2 20,9 ± 7,3 3 13,0 ± 6,2 4 
Animal Adulto  
comprimento rostro-
cloacal 60 mm 
11,7 ± 4,9 5 13,4 ± 3,8 6 7,8 ± 4,9 7 18,3 ± 7,2 8 
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 mucosas. Comparando as regiões dorsal e ventral, as variações numéricas não 
foram significativas. 
 Comparando o número de perfis de glândulas entre os animais 
metamorfoseados com CRC entre 12 e 17 mm e adultos: 
a) o metamorfoseado apresentou maior número de perfis de glândulas 
granulosas na região dorsal e na ventral do que os adultos;  
b) o nº de perfis de glândulas mucosas não variou entre recém-metamorfoseados 
e adultos tanto na região dorsal como na ventral.  
As variações das dimensões da glândula parotóide e de suas unidades 
acinares após a metamorfose até o animal adulto, estão relacionadas na Tabela 7. 
 
 TABELA 7 
 
Comprimento e largura da parotóide (mm) e dos ácinos sinciciais (µm) em 













Altura do ácino 
(µm) 
6-8 (n=2) 0,8  0,4 65 40 
12-17 (n=3) 2,8 1,4 180 180 
50-60 (adulto n=3)  7,7 5,0 640 1300 
 
 
As macroglândulas parotóides representam 10-12% do comprimento do 
animal.  Após a metamorfose as macroglândulas parotóides crescem em 
comprimento 6,9 mm (862%), em largura 4,6 mm ( 1100% - 11 vezes).  As 
unidades acinares aumentaram 575 µm (885%) em largura e 1240 µm (32,5 



































 4. DISCUSSÃO 
 
O processo de metamorfose característico dos anfíbios consiste em um 
conjunto de modificações estruturais e fisiológicas que preparam as larvas 
aquáticas para ocupar uma diversidade de nichos ecológicos durante a fase 
terrestre (ou semi-aquática) das formas adultas (Duellman & Trueb 1994). Gosner 
(1960) considera que as fases 25 e 26 marcam o fim da fase embrionária e o início 
das fases larvais, nas quais os girinos iniciam a natação livre e a alimentação 
(Viertel, 1982). 
O tegumento é o primeiro e o mais importante órgão em contato com o meio 
ambiente e, ao longo da diferenciação e da metamorfose dos anfíbios, nos 
diferentes táxons, apresenta mudanças estruturais e fisiológicas similares (Fox 
1994). A diferenciação de pele está relacionada com a produção de hormônios da 
tireóide. Embora durante a embriogênese e em estágios larvais iniciais esta 
glândula endócrina ainda não esteja totalmente diferenciada, nos estágios larvais 
mais avançados o nível de hormônios aumenta, promovendo alterações marcantes 
do epitélio, tais como o desaparecimento de alguns tipos de células e o 
desenvolvimento de glândulas multicelulares (Fox, 1994). 
O aumento no número de camadas celulares da pele deve-se principalmente 
a divisões mitóticas das células basais e à migração dessas células para a 
superfície, onde tendem a se tornar achatadas e escamosas (Duellman & Trueb 
1994; Warburg et al. 1994). Nos anfíbios a espessura da epiderme mostra uma 
variação interespecífica considerável, mas ela também pode variar em cada 
espécie em diferentes regiões do corpo e durante diferentes fases do ciclo de vida 
(Brown et al. 1981; Warburg et al. 1994). Em Xenopus laevis, Rana ridibunda e 
Bufo bufo, as espessuras da epiderme dorsal dos animais adultos medem, 
respectivamente, 73 µm, 54 µm e 43 µm. Esta diferença de espessura é 
principalmente devido à variação do número de camadas de células (Brown et al. 
1981). A pele de Rhinella granulosa, logo após a fase embrionária, mede 6-10 mm 
de espessura e é constituída por duas camadas da epiderme e pela adepiderme 
subjacente. Na fase final da metamorfose e nos adultos, a epiderme alcança 20 
µm, com 3-5 camadas de células. A espessura da epiderme aumenta 
progressivamente durante os estágios larvais 26-27, 30-31 e 41 e, posteriormente, 
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 declina no final da metamorfose e nas formas adultas. 
Nos primeiros estágios larvais, as células basais e as células externas da 
epiderme mostram uma forma piramidal e se encaixam, em uma disposição que dá 
a aparência de apenas uma única camada muito fina. Nas fases sucessivas, as 
células basais tornam-se cúbicas ou colunares, apresentando um aumento em 
altura, ao passo que as células superficiais tornam-se achatadas devido ao 
processo de queratinização. Até o estágio 41 a epiderme mostra apenas 2-3 
camadas de células, com a camada mais externa já achatada. A partir da fase 41 
até as formas adultas, as células cornificadas vão sofrer compressão (algumas 
atingindo apenas 1-2 µm em certas regiões do tegumento), o que contribui para 
diminuir a espessura da epiderme nos adultos, apesar do grande número de 
camadas celulares. 
Neste trabalho a opção de trabalhar com uma população de Rhinella 
granulosa do semi-árido brasileiro (Caatinga) deveu-se à facilidade de 
acompanhar o ciclo de vida dos ovos até as fases juvenis em um curto período de 
tempo. Neste tipo de ambiente, onde os anfíbios são totalmente dependentes de 
uma estação chuvosa muito curta para a reprodução, R. granulosa frequentemente 
usa pequenas poças para a postura de ovos, aumentando a chance de obtenção 
para estudo de indivíduos irmãos com desenvolvimento relativamente sincronizado 
nos vários estágios larvais. 
Na fase larval dos anuros em geral, a camada epidérmica externa é 
composta principalmente de células secretoras conhecidas como células 
caliciformes ("goblet cells") (Billet & Gould, 1971; Fox, 1994; Dubaissi & 
Papalopulu, 2011), que se caracterizam pelas vesículas apicais em forma de cálice 
(Warburg et al. 1994). Em R. granulosa as células caliciformes foram observadas 
apenas até o estágio 41. As vesículas em forma de cálice são ricas em conteúdo 
mucoso e são modeladas no ápice da célula por um citoplasma rico em 
tonofilamentos que fornecem uma estrutura relativamente rígida, apoiada por 
complexos juncionais muito desenvolvidos entre as células vizinhas. Este arranjo, 
em R. granulosa, quando observado em plano frontal no MEV, mostra um desenho 
em relevo poligonal que destaca os limites entre as células da epiderme. 
Individualmente, as células caliciformes, quando observadas em maior ampliação 
no MEV, mostram uma superfície com um aspecto vesiculado ou reticulado, que 
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 corresponde à área em que as vesículas secretoras caliciformes são observadas 
ao ML (como estruturas PAS-positivas) e também ao MET. Os diâmetros similares 
observados ao ML, MET e ao MEV confirmam que todas as imagens se referem ao 
mesmo tipo de vesícula em forma de cálice. No entanto, algumas dessas células 
vesiculadas, diferentemente da maioria, mostram um aspecto esvaziado. Nestas 
células já foi relatada a secreção de uma lectina, conhecida como Xeel, que se 
sabe ser capaz de reconhecer glicanas associadas a patógenos (Nagata et al. 
2003). Sulfato de condroitina e glicosaminoglicanos também já foram reconhecidos 
no conteúdo secretor dessas células (Nishikawa & Sasaki, 1993). 
No que diz respeito às células ciliadas epidérmicas presentes em meio ao 
epitélio que recobre as formas larvais, já foi demonstrado que em Bufo bufo elas 
desaparecem concomitantemente com o desenvolvimento das patas traseiras 
(Fox, 1994). Da mesma forma, em Rhinella granulosa essas células foram 
observadas somente até o estágio 31, que é justamente caracterizado pela 
diferenciação das patas traseiras. Supõe-se que as células ciliadas sejam 
importantes na hidrodinâmica larval, otimizando o equilíbrio de energia durante o 
deslocamento no ambiente aquático (Mitchell et al., 2009). Além disso, essas 
células podem auxiliar no movimento ou na dispersão da secreção das células 
epidérmicas adjacentes (Fox , 1994). 
A partir dos primeiros estágios larvais até a metamorfose, células claras são 
observadas em meio à epiderme. Essas células passam por um processo de 
diferenciação durante a metamorfose, inicialmente apresentando grandes vacúolos 
ou vesículas que, ao longo dos estágios mais avançados, tendem a diminuir de 
tamanho. Logo em seguida, em seu lugar, aparece na região basal um grande 
número de mitocôndrias. As observações em Rhinella granulosa sugerem que 
estas células são progressivamente orientadas a voltar o seu ápice na direção da 
epiderme, o que acaba por modelar a sua forma de garrafa nessa fase. O contato 
com o ambiente externo ocorre quando, em decorrência da descamação natural da 
camada córnea, a célula expõe o seu ápice na superfície da epiderme, formando 
um poro que permite a eliminação do conteúdo celular para o meio externo. A 
morfologia deste tipo de célula, como o observado em R. granulosa, é muito 
semelhante à das células já descritas por outros autores com diferentes nomes 
tais como células "claras" (Lavker, 1971), "Riesenzellen" (Fox, 1988) ou células 
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 "em garrafa" ( Whitear 1975; Fox 1994). Outros autores reconhecem essas células 
como "ricas em mitocôndrias" (MRC = "mithocondria rich cells") ou ainda,  
ionócitos, cuja função é descrita como relacionada com o transporte de cloro e 
manutenção do equilíbrio ácido-base dos fluidos (Ehrenfeld et al. 1976; Ussing et 
al. 1996, Brown & Breton, 1996; Katz & Larsen, 1984). Além disso, Warburg et al. 
(1994) relataram um possível papel destas células na eliminação da muda através 
da liberação de secreção no espaço subcórneo. Dubaissi e Papalopulu (2011) 
também demonstraram uma influência destas células no desenvolvimento de 
células ciliadas presentes na epiderme larval. 
As imagens obtidas a partir da superfície de MRCs coradas com prata em 
montagens totais da pele de larvas de Bufo viridis (Rozman et al., 2000) e a 
análise da distribuição de MRC em secções tangenciais da epiderme de larvas de 
Rana ridibunda (Brown et al., 1981) mostram que algumas MRCs são diferentes 
das outras. Com base na distribuição e diâmetro apresentado por esses autores, é 
possível sugerir que as pequenas células observadas por MEV na superfície da 
pele de larvas de R. granulosa são desse mesmo tipo. Essas células foram 
encontradas apenas nos estágios larvais iniciais entre as células poliédricas 
(células caliciformes), mas não foram observadas no clímax metamórfico de R. 
granulosa. 
Nos estágios larvais iniciais, o epitélio que é rico em células secretoras 
caliciformes é composto por apenas duas camadas de células e não mostra 
qualquer tipo de proteção mecânica. Somente após a formação da epiderme 
estratificada em torno estágios 43-44, as células queratinizadas superficiais 
aparecem, dando lugar ao ciclo de mudas do indivíduo. A camada córnea, quando 
ainda conectada à epiderme, se liga à camada inferior adjacente através de 
junções pontuais que formam uma estrutura típica, caracterizada por pequenas 
pontes celulares que, depois da muda expõe numerosas pequenas 
microvilosidades. A muda, influenciada pela temperatura e por hormônios 
adrenocorticais e hipofisários (Budtz, 1991), se inicia quando as conexões 
desmossomais se desfazem, embora o estrato córneo permaneça em sua posição 
até que o processo de cornificação da camada de substituição adjacente esteja 
concluído (Duellman e Trueb 1994). 
A adepiderme é, em última instância, a membrana basal da epiderme que 
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 cobre o corpo das larvas de anfíbios. É composta principalmente por fibras 
colágenas dispostas em camadas ortogonalmente organizadas (Weiss & Ferris 
1954, 1956; Fox & Whitear 1990). As fibrilas são trespassadas por fibras de 
ancoragem (Nakao 1974; Fox, 1976), fibroblastos e nervos (Fox & Whitear 1990). 
Este arranjo foi visível em R. granulosa quando observado por MEV, incluindo a 
observação de poros com 250 nm de diâmetro, que devem servir como passagem 
para a ancoragem das fibras e de outros processos. Em R. granulosa a espessura 
da adepiderme manteve-se constante até o estágio 41. Uma modificação 
estrutural, no entanto, começa a partir de estágios 30-31, quando botões de 
glândulas cutâneas aparecem e se aprofundam na adepiderme que se torna mais 
frouxa e é gradualmente invadida por células do tecido conjuntivo subjacente, 
dando origem ao estrato esponjoso. Processo semelhante foi observado em Rana 
esculenta (Lechaire & Denefle 1991). Concomitantemente, o estrato compacto 
também começa a aumentar em algumas partes do corpo, eventualmente 
aproveitando o colágeno residual da adepiderme (Fox & Whitear 1990; Lechaire & 
Denefle 1991). 
A morfologia da pele do adulto de Rhinella granulosa já foi descrita por 
Delfino et al. (1999) e é semelhante à de outros sapos, tais como R. jimi (Jared et 
al. 2009), R. icterica  e R. ornata (Brito-Gitirana & Azevedo 2005; Felsemburgh et 
al. 2009). O aumento da espessura da pele do dorso do estágio larval 44 para um 
adulto é principalmente devido ao desenvolvimento da derme, na qual as glândulas 
mucosas e granulosas se alojam e crescem. Além disso, a espessura dérmica é 
grandemente aumentada pelo aparecimento e crescimento do estrato compacto. 
Dentre as diversas estruturas que compõem a derme dos anuros adultos, em um 
grande número de espécies, a camada calcificada Eberth-Katschenko (camada 
EK) se destaca, localizada entre o estrato esponjoso e o estrato compacto. Apesar 
da camada calcificada ser muito similar em composição nas várias espécies 
(Toledo & Jared 1993; Lillywhite 2006; Mangione et al. 2011; Azevedo et al. 2005; 
Brito-Gitirana & Azevedo 2005; Felsemburgh et al. 2009; Elkan 1968; Katchburian 
et al. 2001), ela pode aparecer de diferentes modos, podendo ser contínuas ou 
descontínuas e podendo se apresentar em apenas certas regiões do corpo. A 
camada EK é basicamente formada por glicosaminoglicanos sulfatados e 
carboxilados, colágeno e fibras elásticas, cálcio e sais de fósforo. A sua função é 
controversa, mas tem sido associada principalmente com a proteção contra a 
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 dessecação, a retenção de água e/ou a homeostase mineral (Kobelt & Lisenmair 
1986; Toledo & Jared 1993; Azevedo et al. 2005; Lillywhite, 2006). No adulto de R. 
granulosa, a camada EK foi observada tanto na pele da região dorsal como na 
ventral. No entanto, nos primeiros estágios juvenis, em que o estrato compacto já 
está formado, a camada EK aparece apenas na região dorsal, o que está em 
conformidade com a descrição de Navas et al. (2007). 
No estágio 25 de R. granulosa, grupos de células epidérmicas já estão 
presentes sob a forma de uma organização incipiente que dá origem às glândulas 
mucosas e granulosas (Delfino et al. 1986; Toledo & Jared, 1995). O tamanho, a 
distribuição e a densidade numérica dessas glândulas variam de acordo com a 
espécie, idade, região do corpo e com a história de vida de cada espécie (Lenzi-
Mattos et al. 2005; Jared et al. 2009; Prates et al. 2012). Por exemplo, em anuros 
aquáticos que são expostos a ataques de predadores provenientes de muitos 
sentidos diferentes, as glândulas granulosas são distribuídas mais uniformemente 
(Toledo & Jared, 1995). No entanto, em muitos casos, as glândulas podem se 
agregar, formando verrugas glandulares (Elias & Shapiro 1957), como é o caso 
dos sapos, onde tais agregados são muito evidentes. Em adultos de R. granulosa, 
a diminuição da densidade numérica de glândulas granulosas na pele, quando 
comparado com os juvenis, pode ser atribuída ao aumento numérico exclusivo de 
glândulas mucosas. Isso está de acordo com o que é observado para outras 
espécies em que as glândulas mucosas são geralmente menores e ocorrem em 
números maiores quando comparado com as glândulas granulares (Patt & Patt, 
1969 ; Toledo & Jared, 1995). Em relação à estrutura glandular, as glândulas 
mucosas do R. granulosa parecem ser muito semelhantes ao já descrito para 
outras espécies de anuros, incluindo os sapos (Quagliata et al., 2006; Antoniazzi 
et al. 2013; Mailho-Fontana et al. 2014). 
Em relação ao processo de diferenciação das glândulas granulosas, as 
larvas de R. granulosa mostraram semelhanças com o que já foi observado em 
outros anuros (Delfino et al. 2001; 2010; Alvarez et al. 2005). Ao redor do estágio 
30, células laterais que envolvem as papilas glandulares foram identificadas como 
células mioepiteliais em diferenciação, com base na sua forma e posição. Ao 
mesmo tempo, as estruturas que dão origem a todo o conjunto de duto e poros 
glandulares também foram reconhecidos. O processo de citodiferenciação no 
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 fases larvais anteriores à metamorfose ocorre simultaneamente com o início da 
atividade secretora e glândulas em diferentes estágios de diferenciação, que 
podem coexistir na mesma região da pele (Delfino et al. 2001). No citoplasma 
sincicial das glândulas granulosas, a síntese dos produtos de secreção, com 
formação de vesículas imaturas, ocorre conjuntamente com a fase de maturação, 
no qual modificações estruturais das vesículas secretoras ocorrem devido a 
interações complexas com o citoplasma (Delfino et al. 2001; Quagliata et al. 2006). 
Em R. granulosa, as fases de formação e de maturação das glândulas granulosas 
foram observadas nos estágios larvais 43-44 e em juvenis (CRC = 12 mm), 
respectivamente. Chama a atenção o fato de o citoplasma sincicial ser muito 
eletrodenso durante a fase de maturação, dificultando a distinção de ribossomos e 
outras organelas citoplasmáticas na região periférica do sincício. As vesículas 
secretoras são observadas em meio à matriz sincicial, sendo caracterizadas pelo 
conteúdo formado por lamelas concêntricas ou estruturas elípticas, que lhes 
conferem um design particular. 
As glândulas granulosas (ou glândulas de veneno) dos anuros secretam 
uma série de compostos que são responsáveis por várias respostas adaptativas 
defensivas voltadas para predadores e microrganismos (Bevins & Zasloff, 1990; 
Spencer, 1992; Toledo & Jared, 1995; Conceição et al., 2007; Rollins-Smith, 2009; 
Jared et al. 2009; Mailho-Fontana et al. 2014). As glândulas granulosas podem 
formar grandes agregados, constituindo saliências, tais como as macroglândulas 
parotóides dos bufonídeos (Hostetler & Cannon 1974; Cannon & Hostetler 1976; 
Cannon & Palkuti, 1976; Jared et al., 2009; Mailho-Fontana et al., 2014). As 
parotóides dos bufonídeos (sapos) e filomedusíneos (pererecas verdes) foram 
descritas em detalhes para um número de espécies da América do Sul (Toledo et 
al., 1992; Almeida et al. 2007; Jared et al. 2009; Antoniazzi et al. 2013; Mailho-
Fontana et al. 2014). Rhinella granulosa, quando comparada com outros sapos, 
possui parotóides reduzidas em relação ao comprimento do corpo (Lima et al. 
2007). Isso talvez possa ser explicado pelo fato de R. granulosa ser uma espécie 
com hábitos semi-fossórios, que podem ajudá-la a se camuflar evitando, assim, o 
ataque de predadores. 
Em relação à bioquímica, o conteúdo das parotóides de Rhinella granulosa 
mostrou um perfil cromatográfico semelhante ao da secreção de outras espécies 
65 
 de sapos (Sciani et al. 2013), algumas delas já estudadas em relação a uma série 
de atividades farmacológicas (Tempone et al. 2008; Mailho-Fontana et al. 2014). 
Com base no conhecimento da história natural dessa espécie (Narvaes & 
Rodrigues 2009) e na semelhança estrutural das suas parotóides com aquelas de 
outros sapos, espera-se que o mecanismo de expulsão de seu veneno também 
seja dependente de uma pressão externa exercida pelo um predador. 
Em jovens de Rhinella granulosa, as unidades glandulares das parotóides são 
muito semelhantes à das glândulas granulosas presentes no restante da pele. Em 
animais com CRC de 21 mm, essas unidades passam a ter uma morfologia mais 
diferenciada e mais semelhante com a dos adultos, deixando de ter uma forma ovalada 
e apresentando uma forma mais alongada e menos simétrica. Nos adultos, as unidades 
secretoras se apresentam muito desenvolvidas e compactadas no interior da parotóide. 
Sabe-se que o crescimento das glândulas granulosas presentes por toda a pele 
dos anfíbios é dependente da proliferação de células indiferenciadas, que estão 
presentes na interface derme/epiderme, na região de formação do trato intercalar 
que se situa na porção apical do corpo glandular sincicial (Faraggiana 1937; 
Quagliata et al. 2006). No caso das macroglândulas, os mecanismos que permitem 
o acúmulo e crescimento das glândulas de veneno em certas regiões do corpo dos 
anfíbios e, em especial, na região pós-orbital ainda não são conhecidos. No 
entanto, do ponto de vista evolutivo, esses mecanismos devem ter sido orientados 
por uma exposição maior dessas regiões ao ataque de predadores, quando 
comparadas a outras. Outro fato que ainda é pouco compreendido é a razão pela 
qual as glândulas granulosas dos anuros evoluíram como estruturas sinciciais. 
Pelo menos em relação ao nosso conhecimento, esse possivelmente é o único 
exemplo de presença de glândula sincicial dentre os vertebrados. Em relação ao 
mecanismo de expulsão do veneno, estas glândulas são longitudinalmente 
envolvidas por uma monocamada de células mioepiteliais que para serem 
comprimidas sofrem a ação de um mecanismo adrenérgico evocado por 
estimulação ortosimpática (Holmes & Balls 1978 ; Delfino et al. 1982; Nosi et al. 
2002). Como suporte para esses dados, as imagens aqui obtidas por MEV em R. 
granulosa mostraram a região exata onde as fibras mioepiteliais estão inseridas, 
em um ponto na base de cada alvéolo. Embora nas parotóides a camada 
mioepitelial não seja capaz de provocar a expulsão do veneno, que é dependente 
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 de uma força maior externa exercida por um predador, sabe-se que as células 
mioepiteliais nestas macroglândulas podem ter a função de manutenção da 
secreção glandular volumosa, atuando na sua homogeneização constante através 
































































 5. ANEXOS 
 
Abaixo, encontram-se  relacionadas as composições dos corantes e soluções utilizados 
nas preparações das técnicas de microscopia, citadas no Material e Métodos deste 
trabalho. 
 
1. Solução de Paraformaldeído a 4% em tampão PBS 0,1M, pH 7,2 
Paraformaldeído....................................20 g 
Água destilada..................................450 mL 
Dissolve-se o paraformaldeído em água destilada sob aquecimento no agitador 
magnético. Após dissolver completamente, acrescenta-se gotas de NaOH 1 N até 
a solução ficar transparente. Em seguida, acrescenta-se o tampão PBS. 
 
Tampão PBS: 
NaCl ...................................................4,5 g 
Tampão fosfato 0,1 M pH ...................50 mL 
 
Preparo da solução de tampão fosfato 0,1 M pH 7,2: 
Solução estoque A:  
Fosfato de sódio monobásico 0,2 M.....3,12 g 
Água destilada...................................100 mL 
 
Solução estoque B:  
Fosfato de sódio dibásico 0,2 M..........2,83 g 
Água destilada....................................100 mL 
Mistura-se 14 ml de solução A com 36 ml de solução B e completa-se com água 
destilada para 100 ml. 
 
2. Solução A (pré-inclusão em historresina) 
Peróxido de benzoíla......................... 0,15g 
Hidroxietil metacrilato ......................15mL 




 3. Solução B (inclusão em historresina) 
Solução A .........................................5mL 
Polimerizador ...............................0,33mL 
Misturar em agitador magnético por 4 minutos. 
 
4. Azul de Toluidina 0,1% 
Azul de Toluidina ..............................0,1g 
Borato de sódio .....................................1g 
Água destilada ................................100mL 
 
5. Fucsina Básica 0,05% 
Fucsina básica ..................................0,05g 
Água destilada..................................100mL 
 
6. Ácido Periódico 1% 
Ácido Periódico..........................................1g 
Água destilada .........................................99mL 
 
7. Reativo de Schiff 
Fucsina básica.....................................1 g 
Água destilada..............................400 mL 
Metabissulfito de potássio ..................9 g 
HCl ................................................10 mL 
 Leva-se ao bico de Bunsen a fucsina com a água destilada. Retira-se antes 
de ferver. Filtra-se. Leva-se ao agitador magnético e acrescenta-se aos poucos o 
metabissulfito. Em seguida, com agitador magnético adiciona-se o HCl puro. 
Adiciona-se 1 colher de café de carvão ativado. Deixa-se a solução descansando 
por 3-5 minutos e, em seguida, filtra-se novamente.  
 
8. Água sulforosa 
HCl 1 N ..........................................10mL 




 9. Alcian Blue pH 2,5 
Alcian Blue............................................1g 
Ácido Acético 3%.............................100mL 
  
10. Ácido Acético 0,5% 
Ácido Acético...................................0,5mL 
 
11. Solução Karnovsky em tampão cacodilato de sódio 0,1M - pH 7,2 
Solução A - Glutaraldeído 10% em cacodilato de sódio 0,2 M pH 7,2: 
Glutaraldeído 50% ..................................................10 ml 
Cacodilato de sódio 0,2M pH 7,2 ............................ 40 ml 
Solução B - Paraformaldeído 8%: 
Paraformaldeído ..........................................................4 g 
Água destilada .........................................................50 ml 
Acrescentar 2-4 gotas de NaOH para clarear. Misturar a solução A com a 
solução B a 1:1. 
 
12. Método de  von Kossa  para cálcio 
Fixação: Formol 10% ou preferencialmente em Álcool,  
Cortes 6 m 
Solução de NITRATO DE PRATA 5%  
Nitrato de Prata......................5 g  
Água destilada.................100 ml 
Solução TIOSULFATO DE SÓDIO 5%  
tiossulfato de Sódio...............5 g  
Água destilada.................100 ml 
Solução de SAFRANINA  
Safranina...............................0,1 g  
Ácido Acético Glacial............1 ml  





 13. Hematoxilina de Harris 
Hematoxilina...................................................................................... 1 g 
Alúmen de potássio...........................................................................20 g 
Dióxido de mercúrio........................................................................ 0,5 g 
Água destilada............................................................................... 200 ml 
Dissolver a hematoxilina em aproximadamente 10 ml de álcool absoluto e, 
separadamente,dissolver o alúmen em água quente destilada. Após, misturar as duas 
soluções e ferver atéebulição. Adicionar o dióxido de mercúrio. 
 
14. Eosina Y (Gill) 
Eosina Y......................................................................................... 0,5 g 
Etanol 96%................................................................................... 100 ml 
Ácido acético glacial.................................................................... 3 gotas 
Dissolver a eosina no álcool e acrescentar o ácido acético. 
 
15. Azul de Bromofenol 
Bicloreto de mercúrio....................................................................................10 g 
Azul de Bromofenol .................................................................................100 mg 
Etanol 95% ...................................................................................……….100 ml 
 





Dissolver em 1 litro de água destilada. Essa solução está 3 vezes concentrada. Diluir 
na horado uso. 
 
17. Safranina 0,5% 
Água destilada............................................................................. 50 ml 
Álcool absoluto............................................................................ 50 ml 
Safranina........................................................................................... 1g 
Misturar e adicionar em 100 ml de água destilada, 0,5 ml da solução acima. 
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 18. Tetróxido de ósmio 1% em tampão cacodilato 0,1M pH 7,2 
OsO4 4% 
Água destilada 
Tampão cacodilato 0,2 M 
Primeiramente misturar o tetróxido de ósmio e a água destilada em uma proporção de 
1:1. 
Misturar o volume desta solução de ósmio a um volume igual de tampão cacodilato 0,2 M. 
 
19. Acetato de uranila 0,5% + Sacarose a 13,3% 
Água destilada............................................................................. 100 ml 
Acetato de uranila........................................................................... 0,5 g 
Sacarose.........................................................................................13,3 g 
 
20. Resina Epon 
Polybed 812........................................................................………. 21 m 
DDSA...............................................................................……........13 ml 
NMA................................................................................................ 11 ml 
DMP-30......................................................................................... 0,7 ml 
Misturar com agitador magnético os três primeiros componentes e por último adicionar 
o catalisador (DMP-30). 
 
21. Citrato de chumbo 
Nitrato de chumbo......................................................................... 1,33 g 
Citrato de sódio............................................................................. 1,76 g 
Água destilada fervida (fria)........................................................... 30 ml 
Misturar em balão volumétrico de 50 ml, agitando vigorosamente por 5 minutos. 
Continuar agitando de vez em quando por mais 30 minutos, até a solução tornar-se 
leitosa. Acrescentar 8 ml de NaOH 1 N (4%), recentemente preparada com água 
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 7. Abstract 
 
Introduction: The ontogenetic development of the amphibian integument, particularly 
their skin glands during the process of metamorphosis, is very little known. These 
glands, which constitutes a synapomorphy of the three orders of the living amphibians, 
undergo a process of differentiation in order to develop poison glands and mucous 
glands, used in defense against predators and microorganisms, and against 
desiccation. Objetives: We aim at the study of the differentiation of the skin (particularly 
of the skin glands) of the toad Rhinella granulosa in different larval stages and after 
metamorphosis. Methods: We collected skin samples from various larval stages of R. 
granulosa, from the semi-arid region (Caatinga), following the classification of Gosner 
(1960). Tadpoles and skin fragments of juveniles were fixed in Karnowsky, and 
embedded in paraffin or historesin for light microscopy, and epoxy resin for transmission 
electron microscopy. Animals, either entire or sagittally sectioned, and skin fragments 
were also prepared for scanning electron microscopy. The histological samples were 
stained with hematoxylin-eosin (paraffin sections) or toluidine blue-fuchsin (historesin 
sections). The von Kossa reaction was also performed for detection of a calcified 
dermal layer within the skin. For ultrastructural analysis ultrathin sections were 
examined under a transmission electron microscope. Results and Discussion: The 
skin glands begin to develop from Gosner’s stage 36, in which the epidermal cells 
proliferate and invade the dermis. From stage 41 venom glands spread throughout the 
skin, similarly to what is observed in adults. These glands are syncytial and are involved 
by a distinct unicellular layer of myoepithelial cells. In stage 43, in which metamorphosis 
is still incomplete, the venom glands of the region equivalent to the adult parotoids (next 
to the timpani) appear larger and more numerous. Just after metamorphosis is 
complete, the toadlets show larger glands in this region, but their secretory content still 
resembles the regular skin glands of adults. The cutaneous changes observed in the 
tadpoles and toadlets are associated with their gradual adaptation to their adult life in 
the terrestrial environment, preparing the animals for terrestrial chemical defense 





































 8. Apêndice 1 
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